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Figure 1. Prévision de la pression partielle en dioxyde de carbone dans l'atmosphère (A) et de la concentration en 
ions carbonates dans l'océan (B) selon les différentes hypothèses de l'IPCC à l’horizon 2100. (D'après Orr et al. 
(2005)).
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I- Introduction 
 
L’utilisation de gaz et de carburants fossiles a conduit à l’augmentation des niveaux de 
dioxyde de carbone (CO2) dans l’atmosphère de près de 40% depuis l’ère préindustrielle  
(Sabine et al. 2004, Caldeira and Wickett 2005, Orr et al. 2005, Hoegh-Guldberg et al. 2007). 
Environ 30% de ce CO2 est absorbé par l’océan (Sabine et al. 2004). L’IPCC 
(Intergouvernemental Panel on Climate Change) prévoit une pression partielle en CO2 (pCO2) 
atmosphérique qui pourrait doubler d’ici la fin du siècle selon les scénarii (IPCC 2007) (Fig. 
1) alors qu’elle est proche de 380 ppm actuellement (Orr et al. 2005, Hoegh-Guldberg et al. 
2007). Or il y a une corrélation entre la pCO2 et le pH de l’eau de mer. 
 
A un pH moyen de l’eau de mer proche de 8,1 (pH actuel moyen de l’océan), 90% du 
carbone inorganique est sous forme d’ion bicarbonate (HCO3-), 9% sous forme de carbonate 
(CO32-) et 1% sous forme de CO2 dissous (Fig. 2A, (MerMexGroup 2011)). Le CO2 
atmosphérique réagit avec l’eau pour former de l’acide carbonique (H2CO3) qui peut se 
dissocier en ion bicarbonate en perdant un proton (H+) puis en ion carbonate en perdant deux 
protons (Fig. 2B) (Doney et al. 2009). L’augmentation du CO2 dissous dans l’océan conduit à 
l’augmentation des concentrations en ions bicarbonates et en protons, ce qui entraîne la 
diminution du pH (pH = -log10 [H+]) (Doney et al. 2009). La diminution du pH entraîne alors 
une diminution de la concentration en ions carbonates et de l’état de saturation (Ω) de l’eau de 
mer en carbonate de calcium (Fig. 2A et 2C) (Langdon et al. 2000). Ce processus est nommé 
« acidification des océans ». Certains modèles biogéochimiques du cycle du carbone 
prévoient une diminution de 0,2 à 0,4 unité pH d’ici la fin du siècle du fait de ce phénomène 
(Caldeira and Wickett 2005). L’état de saturation en carbonate de calcium (CaCO3) de l’eau 
de mer impacte les organismes calcifiants, et en particulier leur capacité à former leur test, 
leur squelette ou leur coquille (Orr et al. 2005, Kleypas et al. 2006, Gazeau et al. 2007, 
Anthony et al. 2008)). La calcification ou précipitation du CaCO3 (Fig. 2D) est en effet 
possible uniquement pour des Ω supérieurs à 1 (Doney et al. 2009). 
 
Il y a 100 ans en milieu tropical, l’état de saturation de l’eau de mer en aragonite 
(Ωarag) était en moyenne de 4,6 ; aujourd’hui elle est proche de 4 et devrait être de l’ordre de 
2,8 à la fin du siècle (Kleypas et al. 1999). Ce changement entraînerait une diminution du taux 
de calcification de près de 60% d’ici à 2100 chez certaines espèces de coraux scléractiniaires 
comme Acropora cervicornis Lamarck 1816 (Guinotte and Fabry 2008) qui est une espèce en 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 CO2(Atm)  CO2(aq) + H2O = H2CO3 = H+ + HCO3- = 2H+ + CO32- 
 
            Ω = (Ca2+ x CO32-)/K’sp 
 
            Ca2+ + CO32- ↔ CaCO3  
Figure 2. Proportion de différents composés carbonés (ions carbonates (CO32-), bicarbonates (HCO3-) et 
dioxyde de carbone (CO2)) dans l’eau de mer suivant le pH (A) (d’après The MerMex Group, 2011) et 
équations du système des carbonates. B: Dissolution et incorporation du dioxyde de carbone dans l’eau de 
mer, C: calcul de l’état de saturation de l’eau en un minéral du carbonate de calcium (calcite ou aragonite), 
D: formation/dissolution du carbonate de calcium. CO2(Atm) : dioxyde de carbone atmosphérique, CO2(Aq) : 
dioxyde de carbone dissous dans l’eau de mer, H2O : eau de mer, H2CO3 : acide carbonique, H+ : protons, 
Ω : état de saturation de l’eau de mer en calcite ou en aragonite, Ca2+ : calcium, K’sp : produit de la solubilité 
spécifique d’une des deux phases minérales du carbonate de calcium.  
A 
B 
C 
D 
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voie de disparition. En moyenne, le taux de calcification corallien devrait diminuer de 30% 
d’ici 2100 d’après des expériences menées en conditions contrôlées (Kleypas et al. 1999). In 
situ, il semblerait que la calcification corallienne ait diminué de 21% au niveau de la Grande 
Barrière de corail (Australie) entre 1988 et 2003 (Cooper et al. 2008). Kuffner et al. (2008) 
ont par ailleurs mis en évidence la diminution du taux de calcification des algues corallines, 
autres principaux constructeurs de récifs, sous des pCO2 élevées (765 ppm, prédiction pour 
2100 de l’IPCC (Orr et al. 2005, IPCC 2007)). 
 
Tous les organismes calcifiants ne répondent cependant pas de la même façon à 
l’acidification (Guinotte and Fabry 2008). Coccolithus pelagicus Schiller 1930, une espèce de 
l’ordre des Coccolithophoridés, ne réagirait ni positivement ni négativement à une diminution 
du pH (Langer et al. 2006) alors que d’autres espèces du même genre pourraient voir leur 
calcification diminuer de 66% (Riebesell et al. 2000). Au sein du même genre corallien 
Porites, la diminution du taux de calcification à pH = 7,76 peut varier de 25 à 49% selon 
l’espèce considérée (Guinotte and Fabry 2008). Certaines espèces semblent, en outre, moduler 
leur réponse à l’acidification de l’eau de mer en fonction d’autres facteurs environnementaux 
tels que la température. Le taux de calcification de l’espèce corallienne Stylophora pistillata 
Esper 1797, peut ainsi varier de 0 à 50% selon que la température varie de 25 à 28°C pour un 
même pH de 7,91 (Reynaud et al. 2003).  
 
En général, l’impact de l’acidification des océans a été étudié sur les coraux, les algues 
corallines, les coccolithophoridés et les foraminifères (Orr et al. 2005, Guinotte and Fabry 
2008, Doney et al. 2009, Silverman et al. 2009, Crook et al. 2011, Touratier and Goyet 2011). 
Quelques études ont également porté sur des mollusques, en particulier sur les bivalves 
(Gazeau et al. 2007). Gazeau et al. (2007) ont montré une importante diminution du taux de 
calcification (10 à 25%) des moules Mytilus edulis Linné 1758, et Crassostrea gigas 
Thunberg 1793, après une exposition de deux heures à des pH faibles (7,3). Toutefois, Berge 
et al. (2006) ont montré qu’après une exposition de deux mois, les moules pouvaient au 
contraire s’adapter à une diminution du pH (de 8,1 à 7,4) en régulant leur métabolisme. Cette 
dernière expérience a été confirmée par Rodolfo-Metalpa et al. (2011) lors d’une expérience 
réalisée in situ au niveau de résurgences de CO2 à Ischia en Italie. Kurihara et al. (2008) ont 
enfin observé un impact négatif de l’acidification de l’eau de mer sur les stades larvaires des 
moules (malformation). 
Figure 3. Description des différents organismes colonisant la surface (épilithes) et l'intérieur (endolithes) de 
substrats durs  (d'après Golubic et al. (1981)). Les microperforants, c.a.d. les micro-organismes qui pénètrent 
activement dans les substrats durs calcaires pour former des galeries, sont aussi appelés les eu-endolithes. Les 
chasmo- et les crypto-endolithes occupent les crevasses, fissures ou autres pores naturels dans les substrats durs. 
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Outre l’impact de l’acidification de l’eau de mer sur les taux de calcification des 
organismes calcifiants, celle-ci influence les taux de dissolution des substrats carbonatés. Il 
existe différents processus de dissolution : la dissolution chimique due à la composition 
chimique de l’eau de mer (lorsque l’état de saturation de l’eau de mer en carbonate de calcium 
(Ω) est inférieur à 1) (Doney et al. 2009), celle résultant de l’activité bactérienne (Andersson 
and Mackenzie 2012), et la dissolution biogénique due à l’activité d’organismes autres que les 
bactéries. En milieu côtier, rares sont les conditions environnementales qui conduisent à la 
dissolution chimique des substrats carbonatés (les modèles de l’IPCC ne prédisent pas dans un 
avenir proche un Ω inférieur à 1 (Kleypas et al. 1999, IPCC 2007)). A l’inverse les sédiments 
carbonatés sont concernés par la dissolution chimique due à la reminéralisation de la matière 
organique par les bactéries (Andersson et al. 2005, Andersson and Mackenzie 2012) et cela 
quel que soit le milieu (tropical ou autre). Dans certains milieux naturels, il a été montré que 
la dissolution chimique des carbonates pourrait augmenter de 25% d’ici la fin du siècle du fait 
de l’acidification des océans (Andersson et al. 2007). En revanche, tous les types de substrats 
calcaires, de la roche calcaire aux sédiments, en incluant les coquilles de mollusques et les 
squelettes coralliens, sont concernés par la dissolution biogénique (Tribollet 2008b, Tribollet 
and Golubic 2011). Cette dernière est principalement due à l’activité métabolique de la 
microflore perforante (Tribollet 2008a, Tribollet et al. 2011) et une étude récente a montré 
qu’elle pourrait augmenter de 50% du fait de l’acidification des océans (Tribollet et al. 2009).  
 
La microflore perforante, ou micro-organismes eu-endolithes, (Fig. 3, (Golubic et al. 
1981)) est composée de phototrophes (cyanobactéries, chlorophycées, et rhodophycées) et 
d’organotrophes (champignons) perforants. Les eu-endolithes se présentent généralement sous 
forme de filaments et creusent activement des galeries dans les substrats carbonatés grâce à un 
processus de dissolution chimique encore peu connu (Garcia-Pichel 2006, Tribollet 2008a). 
Le mécanisme le plus probable chez les phototrophes est l’utilisation de pompes à calcium 
liées à l’activité photosynthétique des filaments (Garcia-Pichel et al. 2010). Les 
microperforants forment des communautés qui se succèdent au cours du temps (Gektidis 
1999). Les communautés dites « immatures » composées d’espèces pionnières à courte durée 
de vie, comme la cyanobactérie Mastigocoleus testarum Lagerheim 1886 et/ou la 
chlorophycée Phaeophila dendroides Batter 1902, s’installent en premier sur les substrats 
vierges. Ces communautés sont suivies progressivement par des espèces de communautés 
dites « matures » comme la chlorophycée Ostreobium quekettii Bornet et Flahault 1889 et/ou 
la cyanobactérie Plectonema terebrans Bornet et Flahault 1892, après quelques mois 
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d’exposition à la colonisation (Chazottes et al. 1995, Le Campion-Alsumard et al. 1995, 
Gektidis 1999, Tribollet and Golubic 2005, Tribollet 2008b). Dans les substrats carbonatés 
morts, la microflore perforante est un producteur primaire important (Tribollet et al. 2006), un 
bioérodeur majeur (Tribollet and Golubic 2005) et un important contributeur à la 
sédimentation (Chazottes et al. 1995, Perry 2000). Cette flore est fortement influencée par 
divers facteurs environnementaux, notamment l’hyper-sédimentation qui tend à réduire les 
taux de dissolution des carbonates (Tribollet 2008b), l’eutrophisation et l’acidification de 
l’eau, qui au contraire, tendent à augmenter les taux de dissolution biogénique (Carreiro-Silva 
et al. 2005, Tribollet et al. 2009). En conditions contrôlées et à court terme, Tribollet et al. 
(2009) ont montré en effet que l’augmentation de la pCO2 stimulait la croissance de 
chlorophycées perforantes (genre Ostreobium) dans des squelettes coralliens et donc les taux 
de dissolution biogénique. Mais qu’en est-il en milieu naturel et dans d’autres substrats 
carbonatés?  
 
L’objectif majeur de la présente étude est de mettre en évidence l’impact de 
l’acidification de l’eau de mer en conditions naturelles (in situ) et au bout de six mois sur la 
microflore perforante colonisant différents substrats carbonatés. Afin de répondre à l’objectif 
de cette étude, plusieurs paramètres biologiques ont été mesurés dans deux substrats 
aragonitiques exposés à différentes conditions de pH. La mesure de ces paramètres permettra 
de montrer l’impact de l’acidification de l’eau de mer sur (1) la communauté de 
microperforants, (2) leur distribution dans les substrats étudiés ici et (3) leur activité 
bioérosive. Pour atteindre cet objectif et sachant qu’il est très difficile d’avoir facilement 
accès à des sites tropicaux « acidifiés naturellement », une expérience avec des squelettes 
coralliens et des coquilles de bivalves a été réalisée en mer Méditerranée, à proximité de l’île 
d’Ischia en Italie. Cette île présente en effet des résurgences d’eau contenant de fortes 
concentrations en CO2 du fait d’une importante activité volcanique (Hall-Spencer et al. 2008). 
Elle offre ainsi un modèle d’étude des effets de l’acidification de l’eau de mer sur les 
organismes calcifiants (Hall-Spencer et al. 2008, Martin et al. 2008, Hall-Spencer and 
Rodolpho-Metalpa 2009, Cigliano et al. 2010, Lombardi et al. 2011, Rodolfo-Metalpa et al. 
2011) et non calcifiants comme la microflore perforante.  
 
 
 
 
Posidonia oceanica 
Figure 4.  Carte des résurgences de dioxyde de carbone (panache représenté sous forme du nuage gris clair) à 
Castello Aragonese (Ile d'Ischia, Italie). C : site contrôle (pH = 8,02). S1 : site dans la zone de résurgence (pH = 
7,24). S2 : second site dans la zone de résurgence (pH = 7,44). 
Source de la 
résurgence 
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II- Matériel et méthodes 
 
2.1- Zone d’étude 
 
2.1.1- Ile d’Ischia 
 
La zone d’étude est située près de l’île d’Ischia en Italie. Cette île est localisée en Mer 
Tyrrhénienne à 40°43,84’ N et 13° 57,08’ E (Fig. 4). Les résurgences de CO2 présentes autour 
de cette île ont été décrites pour la première fois en 2008 par Hall-Spencer et al. (2008). Ce 
sont des résurgences de faible profondeur (Tedesco 1996) et bordées par un herbier de 
Posidonia oceanica Delile 1813 (Posidonie). Ces résurgences sont caractérisées par des gaz 
contenant 90 à 95% de CO2, 3 à 6% d’azote, 0,6 à 0,8% d’oxygène, 0,2 à 0,8% de méthane 
(Hall-Spencer et al. 2008). Ces gaz sont émis avec un débit de 1,4.106 l.j-1 à température et à 
pression atmosphérique ambiantes (Hall-Spencer et al. 2008, Lombardi et al. 2011). En 
réalité, les résurgences de CO2 sont relativement abondantes en Méditerranée (Dando et al. 
1999) mais la plupart contiennent des gaz toxiques comme le sulfure d’hydrogène ce qui n’est 
pas le cas à Ischia (Hall-Spencer et al. 2008, Cigliano et al. 2010). Le modèle « Ischia » 
semble donc parfait pour l’étude des effets de l’acidification de l’eau de mer sur les 
organismes calcifiants et non calcifiants. 
 
2.1.2- Sites d’étude 
 
Trois sites, situés à l’est de l’île, ont été choisis selon un gradient de pH (site C ou 
« contrôle », sites S1 et S2 dont l’eau de mer est acidifiée par les résurgences de CO2) (Fig. 
4). Ces sites ont été sélectionnés en se basant sur les données rapportées par Rodolfo-Metalpa 
et al. (2011). Ces auteurs ont, en effet, commencé une étude sur la résistance de coraux et de 
mollusques à l’acidification en mars 2008 sur ces mêmes sites. En 2008, le site C présentait 
un pH de 8,06 ± 0,07 (pCO2 ≈ 430 ppm), S1 un pH de 7,6 ± 0,2 (pCO2 ≈ 1720 ppm) et S2 un 
pH de 7,84 ± 0,21 (pCO2 ≈ 936 ppm) (voir Annexe 1). Leur expérience et le suivi 
environnemental se sont poursuivis en 2009 et ont permis la réalisation de la présente étude. 
Les paramètres environnementaux (voir Annexe 2) (température, pH, alcalinité totale, pCO2, 
concentration en dioxyde de carbone, carbonate, bicarbonate, carbone total, état de saturation 
de l’eau de mer en calcite et en aragonite) enregistrés durant la présente expérience sont 
détaillés dans le Tableau 1 et sont issus de l’étude de Rodolfo-Metalpa et al. (2011) . Afin 
 
Tableau 1. Paramètres environnementaux mesurés par Rodolpho-Metalpa et al. (2011) en 2008 et durant la 
présente étude de mars à septembre 2009 au niveau de chaque site : température (T, °C), pH, alcalinité totale 
(At, µmol.kg-1), pression partielle en CO2 (pCO2, µAtm), concentration en dioxyde de carbone (CO2, µmol.kg-
1), en carbonate (CO32-, µmol.kg-1), en bicarbonate (HCO3-, µmol.kg-1), et en carbone total (Ct, µmol.kg-1), 
saturation en calcite (Ωcal) et saturation en aragonite (Ωarag). (D’après Rodolpho-Metalpa et al. (2011)) 
 
 
Période 
 
2008 Mars-Septembre 2009  
n (n=23) (n=19) 
Paramètres Sites Moyenne Ecart-type Moyenne Ecart-type 
T C 20,6 3,4 21,2 3,6 
°C S1 20,5 3,4 20,4 3,4 
S2 20,5 3,4 20,9 3,7 
pH 
C 8,06 0,07 8,02 0,03 
S1 7,60a 0,2 7,24a 0,35 
S2 7,84a,b 0,21 7,44a 0,8 
At C 2578 14 2578 14 
µmol.kg-1 S1 2575 15 2571 19 
S2 2577 15 2573 13 
pCO2 C 430 79,89 477 43 
µAtm S1 1720a 875,33 5574a 4485 
S2 936a,b 479,75 3619a 3259 
CO2 C 13,5 2,54 14,7 1,9 
µmol.kg-1 S1 55,3a 29,49 174,4a 139,2 
S2 28,7a,b 13,89 112,3a 103,2 
CO32- C 246 36 235 29 
µmol.kg-1 S1 111a 43 61a 38 
S2 159a,b 47 92a,b 44 
HCO3- C 1980 74 2014 61 
µmol.kg-1 S1 2310a 103 2425a 92,1 
S2 2084a,b 210 2352a,b 110 
Ct C 2240 46 2264 34 
µmol.kg-1 S1 2475a 87 2661a 181 
S2 2356a,b 88 2571a 185 
Ωcal 
C 5,77 0,73 5,44 0,61 
S1 2,58a 1 1,39a 0,83 
S2 3,96a,b 1,11 2,17a,b 1,03 
Ωarag 
C 3,73 0,46 3,57 0,43 
S1 1,69a 0,66 1,00a 0,6 
S2 2,59a,b 0,72 1,42a 0,67 
 
 
 
a statistiquement différent de C, b statistiquement différent de S1 
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d’étudier l’impact de l’acidification sur la microflore perforante de substrats aragonitiques, les 
facteurs environnementaux les plus pertinents sont le pH, la pression partielle de CO2 ainsi 
que l’état de saturation de l’eau de mer en aragonite. D’après les données rapportées par 
Rodolfo-Metalpa et al. (2011) il apparait que la composition chimique de l’eau au niveau de 
chaque site a évolué entre 2008 et 2009. De mars à septembre 2009, les paramètres 
environnementaux étaient les suivants : C pH = 8,02 ± 0,03 (pCO2 ≈ 477 ppm); S1 pH = 
7,24 ± 0,35 (pCO2 ≈ 5574 ppm) et S2 pH = 7,44 ± 0,8 (pCO2 ≈ 3619 ppm) (Tableau 1). Pour 
cette même période d’étude l’état de saturation de l’eau de mer en aragonite était 
respectivement de 3,57 ± 0,43, 1 ± 0,6 et 1,42 ± 0,67 pour les sites C, S1 et S2 (Tableau 1).  
 
Le site C est situé au milieu de l’herbier de Posidonie (Fig. 4). C’est un site rocheux 
caractérisé par une forte richesse spécifique (entre autre algues encroûtantes, oursins, patelles, 
bernacles et macroalgues (Hall-Spencer et al. 2008, Martin et al. 2008, Hall-Spencer and 
Rodolpho-Metalpa 2009)). Les sites S1 et S2 se situent en bordure de l’herbier, à proximité 
des résurgences de CO2 (Fig. 4) et sont caractérisés par des graviers et des cailloux abritant de 
nombreuses espèces de macroalgues et très peu d’organismes calcifiants (Hall-Spencer et al. 
2008).  
 
2.2- Description de l’expérience 
  
  2.2.1- Préparation des substrats et implantation  
 
Des substrats calcaires morts de deux types ont été sélectionnés pour l’étude: le 
squelette du corail scléractiniaire massif Porites lobata Dana 1846 (Fig. 5A) et la coquille du 
bivalve Callista chione Linné 1758, de la famille des vénéridés (Fig. 5B). Ils ont été placés à 
1 m de profondeur en triplicats au niveau de chaque site d’étude (Fig. 5C) et ont été exposés à 
la colonisation par la microflore perforante pendant six mois, de mars à septembre 2009. Le 
squelette corallien provient de Nouvelle-Calédonie. Il a d’abord été découpé à la scie en petits 
blocs à partir d’une colonie vivante en bonne santé (1,5 cm (h) x 2,5 cm (L) x 2,5 cm (l)). 
Seuls les blocs ne présentant pas de bioérosion externe ont été retenus puis passés à la javel 
afin de retirer toute trace de matière organique. Les coquilles proviennent d’Europe (Mer du 
Nord). Elles ont été vidées puis javellisées. Les blocs de corail et les coquilles ont ensuite été 
inclus dans une résine de fixation avant d’être installés sur la côte d’Ischia par le collègue R. 
Rodolfo-Metalpa (Fig. 5C). Une partie seulement des blocs et les faces internes des coquilles 
A B
Figure 5. Photographies des deux substrats carbonatés étudiés et du dispositif expérimental mis en place à Ischia en 
mars 2009. A : Porites lobata (photo d’A. Tribollet), B : Callista chione (photo issu de www.kroatien-lexikon.de), 
C: A chaque site d'étude une plaque de PVC comportant trois blocs de corail (Porites lobata) et trois coquilles 
(Callista chione) a été fixée au substrat benthique (photo de R. Rodolfo-Metalpa).
C
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ont donc été exposées à la colonisation par les microperforants (la face externe des coquilles 
ayant été naturellement exposée aux bioérodeurs avant l’implantation). La surface des 
substrats était orientée vers la lumière durant l’exposition à la colonisation.  
 
  2.2.2- Description des substrats 
 
Les substrats calcaires choisis sont tous les deux composés d’aragonite (Wisshak et al. 
2011, Shaw et al. 2012) mais diffèrent de par leur porosité et leur densité. En effet le corail 
étudié présente une porosité de l’ordre de 53% (Tribollet 2008b) et une micro-densité 
d’environ 2,3 g.cm-3 (Tribollet et al. 2009) alors que pour les coquilles, la porosité est nulle et 
la micro-densité de 3,75 g.cm-3 en moyenne (Wisshak and David 2006). Le genre Porites est 
un modèle corallien couramment utilisé pour l’étude de la bioérosion en milieu récifal 
(Chazottes et al. 1995, Chazottes et al. 2002, Tribollet et al. 2006, Tribollet et al. 2009). 
Callista chione est une espèce très commune et commerciale, abondante en Europe et en 
Méditerranée (Ezgeta-Balic et al. 2011) et qui a déjà été utilisée dans de précédentes études 
sur la bioérosion (Wisshak et al. 2005, Wisshak and David 2006, Wisshak 2008, Wisshak et 
al. 2011). 
 
2.3- Préparation des échantillons pour les analyses 
 
Après 6 mois d’exposition à la colonisation par la microflore perforante, les 
échantillons (coraux et coquilles) ont été collectés et conservés dans 4% de formaldéhyde 
(mélange réalisé avec de l’eau de mer et du borax pour être tamponné et éviter toute 
dissolution chimique potentielle) jusqu’à leur analyse. En laboratoire, les échantillons ont été 
rincés plusieurs fois à l’eau claire puis découpés en plusieurs morceaux (Fig. 6). Une partie 
des morceaux a été utilisée pour la préparation de lames minces pétrographiques en vue de la 
détermination des espèces microperforantes, de la profondeur de pénétration de leurs 
filaments dans les substrats et de leur abondance. Une autre partie des morceaux a été 
observée au microscope électronique à balayage (MEB) afin de déterminer la surface 
bioérodée à la surface des substrats. Enfin, de petits éclats ont été décalcifiés afin de 
compléter les observations d’espèces microperforantes réalisées à partir des lames minces 
pétrographiques (Fig. 6). Le reste des morceaux a été préservé dans le formaldéhyde en vue 
d’analyses complémentaires ultérieures (si nécessaire).  
 
Environ 5 cm
1 cm 1 cm
1 2
34
Décalcification (HCl 10%)
Microscope optique
Lames minces et microscope optique
(déshydratation, inclustion dans la résine)
MEB (javellisation, métallisation au platine)
Analyse d'images
Figure 6. Schéma de la procédure d'analyse des substrats exposés à la microflore perforante durant 6 mois. 
A: Coquille de Callista chione, B: Bloc de Porites lobata après retrait de la résine de fixation. MEB: Microscopie 
Electronique à Balayage
1 2
A
B
Environ 2,5 cm
En
vi
ro
n 
0,
75
 c
m
Lames minces et MEB 
(javellisation, métallisation au carbone) 
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2.3.1- Préparation de lames minces pétrographiques  
 
Afin de déterminer les espèces microperforantes présentes, la profondeur de 
pénétration de leurs filaments dans les substrats et leur abondance, des lames minces 
pétrographiques ont été préparées à partir d’une partie des blocs de corail et des coquilles 
selon le protocole utilisé par Tribollet et al. (2002) (Fig. 6). Pour réaliser ces lames, les 
échantillons ont été inclus dans une résine d’araldite (Durcupan ACM Fluka). Ils ont été 
préalablement déshydratés (la résine est en effet hydrophobe) en les traitant avec plusieurs 
bains d’éthanol et d’acétone : 50 % puis 100 % d’éthanol durant une heure et deux heures 
respectivement, puis deux bains d’acétone pure d’une heure et d’une nuit. L’inclusion à 
proprement parlé commence par une imprégnation avec un bain mixte d’acétone et de résine 
(30/70) de huit heures, suivi d’un bain de résine pure avec un passage de 15 min à l’étuve à 60 
°C. Après ce dernier bain les échantillons ont été placés dans des moules en silicone et 
recouverts de résine pure puis mis à l’étuve à 60 °C durant au moins deux jours (le temps 
nécessaire à la polymérisation de la résine). 
 
Une fois la résine polymérisée, les échantillons ont été découpés en plusieurs sections 
d’environ 1 mm d’épaisseur à l’aide d’une scie linéaire (IsoMet 5000, Buehler). Les sections 
ont été collées sur des portes lames avec une goutte d’araldite et laissées à polymériser à 
l’étuve à 60°C. Elles ont ensuite été polies sur un tapis de polissage (Beta Grinder-Polisher, 
Buehler) afin d’obtenir une épaisseur de quelques micromètres. Afin d’observer les filaments 
microperforants, les sections ont été légèrement décalcifiées avec une goutte d’HCl à 10% 
pendant environ 10 secondes, puis colorées au bleu de Toluidine après un bref rinçage à l’eau 
distillée. La coloration permet de révéler les filaments microperforants (couleur violette) en 
place dans les substrats puisque le bleu de Toluidine se fixe sur toute matière organique. La 
lame mince est alors terminée, une lamelle y a été ajoutée afin de préserver l’intégrité de la 
surface à observer (grâce à une goutte d’araldite qui polymérise à l’étuve à 60°C). Les lames 
sont ensuite observées au microscope optique (Eclipse LV100, Nikon). 
 
2.3.2- Préparation des échantillons pour l’observation au Microscope 
Electronique à Balayage (MEB) 
 
Afin d’estimer la surface bioérodée par les microperforants, des observations au MEB 
de la surface des substrats est nécessaire. Dans ce but, l’autre partie des morceaux coralliens 
Figure 7. Photographies prises au microscope électronique à balayage (MEB) de la surface d'un bloc de corail après 
différents traitements. A: Surface avant traitement, recouverte de matière organique, B: Surface après passage au four 
à 150°C. La matière organique est toujours présente en grande quantité. C: Surface après passage au four à 350°C 
pendant 10 min recouverte de résine (indiquée par une flèche sur la photo), D: Surface après brossage léger. Le 
brossage a enlevé la couche superficielle du substrat. Barre d’échelle = 100µm. 
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et des coquilles a alors été javellisée durant au moins dix jours, avec un changement des bains 
plusieurs fois par jour, afin de retirer la matière organique présente à la surface et à l’intérieur 
des substrats (organismes épilithes et endolithes, sédiments, etc.) (Tribollet et al. 2002). Les 
échantillons ont ensuite été rincés plusieurs fois à l’eau distillée et passés au sonicateur 
(Elmasonic S15, ELMA) afin de retirer au maximum les cristaux de javel, le reste de matière 
organique et d’éventuels sédiments. Une fois séchés, les échantillons ont été métallisés au 
platine et observés au MEB (EVO LS 15, ZEISS). Toutes les observations faites au MEB ont 
été réalisés à 15KV et avec une distance de travail de 10 mm. 
 
2.4- Détermination des différentes variables biologiques liées à la microflore 
perforante 
 
Afin de mettre en évidence l’impact de l’acidification sur la microflore perforante des 
variables biologiques sont mesurées. Ces variables ont été essentiellement obtenues à partir de 
l’analyse des coquilles de Callista chione. Des problèmes méthodologiques ont, en effet, 
empêché une analyse complète de la microflore perforante dans les échantillons coralliens, en 
particulier la quantification des taux de bioérosion. Le premier problème a concerné la 
préparation de lames minces de qualité. La résine utilisée pour fixer les blocs coralliens au 
site d’étude s’est dissoute dans l’éthanol et/ou l’acétone ce qui a entrainé la déformation de la 
base des squelettes coralliens. Seules quelques rares lames minces ont pu être préparées. Elles 
étaient exploitables mais de qualité insuffisante pour les observations au microscope optique. 
Le deuxième problème a concerné l’analyse au microscope électronique à balayage (MEB) de 
la surface des blocs coralliens. Pour une observation optimale des galeries de perforation au 
MEB, il faut que la matière organique soit éliminée à plus de 80% or les différents bains de 
javel n’ont pas permis l’élimination de cette matière organique sur les blocs coralliens issus 
du site contrôle. Différentes méthodes supplémentaires ont été mises en œuvre mais sans 
succès: calcination à 150°C puis 350°C, brossage à la brosse à dent souple, et sonication plus 
longue. La figure 7 présente le résultat des différents traitements appliqués aux blocs 
coralliens. Finalement, seules quelques observations au MEB ont pu être faites sur des lames 
minces (après une métallisation au carbone) réalisées à partir des blocs coralliens (3 lames par 
site). Les résultats de ces observations seront présentés brièvement ci-après.  
 
 
 
Pmd
Pma
Figure 8.  Détermination des profondeurs de pénétration des filaments microperforants et de leur abondance dans les 
substrats carbonatés étudiés. A: Photographie prise au microscope optique d'une lame mince de Callista chione. Pma 
: Profondeur du maximum d’abondance des filaments microperforants (colorés au bleu de Toluidine); Pmp : 
Profondeur maximale de pénétration des filaments microperforants. Barre d'échelle = 100µm. B: Schéma indiquant 
la méthode utilisée pour quantifier l'abondance des filaments microperforants sur des lames minces. Plusieurs 
transects de quadrats sont étudiés par lame. L'abondance est d'abord déterminée dans chaque unité de quadrat (en %), 
puis les quatre estimations sont ajoutées et ramenées à 100%.
 
surface de 
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4
Exemple de détermination de l’abondance des filaments 
microperforants sur une lame mince :
Abondance 1 = 25%
Abondance 2 = 5%
Abondance 3 = 5%
Abondance 4 = 0%
Abondance totale = 35%
-->  Abondance du transect = 35/4 = 8.75%
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2.4.1- Description des épilithes et des communautés microperforantes 
 
Une description des épilithes présents à la surface des substrats ainsi que de l’état de 
leur surface seront présentés ultérieurement.  
 
Des observations au microscope optique (Eclipse LV100, Nikon) des lames minces 
des deux substrats étudiés, mais également de morceaux de coquilles totalement décalcifiés, 
ont permis de déterminer la diversité spécifique des microperforants à chaque site d’étude. 
Ces observations ont été réalisées à l’objectif x20 et/ou x50. A cela s’ajoute quelques 
observations des galeries de perforation au microscope électronique à balayage à partir de 
lames minces de Porites lobata. L’identification a été effectuée avec l’aide d’Aline Tribollet 
et du Professeur Stjepko Golubic (Boston University, USA). Certains filaments ont également 
pu être comparés d’un point de vue morphologique à ceux présentés par Wisshak et al. 
(2011). 
 
2.4.2- Profondeurs de pénétration des filaments microperforants 
 
Deux types de profondeurs (en µm) ont été mesurées à partir des lames minces de 
coquilles: (1) la profondeur du maximum d’abondance (Pma) correspondant à la profondeur 
pour laquelle l’abondance des filaments représente plus de 80% des filaments présents dans le 
substrat, et (2) la profondeur maximale de pénétration (Pmp) correspondant à la profondeur 
maximale de pénétration des filaments dans les coquilles (Fig. 8A). Ces profondeurs ont été 
mesurées au microscope optique (objectif x20) grâce à des transects de quadrats de 
dimensions connues (calibration à la lame micrométrique) (Fig. 8B). Les mesures ont été 
faites sur 12 lames minces par site (soit 36 lames minces) et 15 transects par lame choisis de 
manière aléatoire (soit n = 180 mesures par site). La notion de hasard dans les mesures de 
profondeur de pénétration des filaments microperforants a ici toute son importance car la 
distribution des microperforants dans les substrats calcaires est connue pour être hétérogène, 
en patch (Annexe 3, photographie A) (Santos and Mayoral 2008, Tribollet 2008a). Enfin 
toutes les mesures ont été effectuées par le même observateur avec une précision de 1,5 ± 0,6 
%. Cette précision a été déterminée en répétant trois fois les mesures pour trois mêmes lames 
à une semaine de décalage. 
 
 
Figure 9. Etapes du traitement d'image pour le calcul de la surface bioérodée à la surface des substrats étudiés 
(coquilles de Callista chione).
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2.4.3- Abondance des filaments microperforants 
 
D’autres observations microscopiques (objectif x20) des lames minces ont permis de 
déterminer semi-quantitativement l’abondance des filaments à l’intérieur des substrats étudiés 
(coquilles). Comme précédemment, cette mesure a été réalisée le long de transects de quadrats 
de taille connus (Fig. 8B). L’abondance des filaments des microperforants a été mesurée sur 
12 lames minces par site (soit 36 lames minces) et 15 transects par lame, choisis de manière 
aléatoire (soit n = 180 mesures par site). Elle a été estimée dans un premier temps dans 
chaque unité de quadrat, puis additionnée (4 unités de quadrats = 1 transect), et enfin ramenée 
à 100% (Fig. 8B). Cette mesure a été effectuée avec la même précision que les mesures de 
profondeurs de pénétration des filaments perforants (1,5 ± 0,6 %). 
 
2.4.4- Surface bioérodée par les microperforants 
 
La surface de chaque échantillon a été exposée à la colonisation par la microflore 
perforante et a donc subi la microbioérosion. Il est possible à partir d’observations faites au 
microscope électronique à balayage (MEB) et d’une analyse d’images de quantifier la surface 
bioérodée par la microflore perforante à la surface des substrats (Tribollet et al. 2002). Dans 
le cadre de cette étude, 30 photographies de la surface de chaque échantillon (soit n = 90 par 
site) ont été prises au MEB au grossissement x400, de manière aléatoire sur toute la surface de 
l’échantillon. A l’aide du logiciel Adobe Photoshop, les photographies ont d’abord été 
retouchées afin que les galeries apparaissent en noir et le substrat calcaire en blanc (Fig. 9). 
Enfin le logiciel ImageJ a permis de déterminer l’aire bioérodée par rapport à l’aire totale du 
substrat observé sur chaque photo (en %) (Fig. 9). La détermination du pourcentage de 
surface bioérodée était précise à 1,2 ± 0,1 %. Cette précision a été déterminée en répétant trois 
fois les mesures, à partir de dix mêmes photos, à une semaine de décalage.  
 
2.4.5- Taux de microbioérosion ou dissolution biogénique 
 
Connaissant la surface bioérodée et la profondeur du maximum d’abondance des 
filaments microperforants, il a été possible de calculer le taux de bioérosion dû à la microflore 
perforante. Ce taux est exprimé en g de CaCO3.m-2.a-1 d’après l’équation suivante (Tribollet 
2008a) :  
AB
C
Figure 10.  Photographies des substrats coralliens (Porites lobata) et coquillés (Callista chione) après 6 mois 
d’exposition en milieu naturel. A: Site C (contrôle, pH = 8,02), B: Site S1 (pH = 7,24), C: Site S2 (pH = 7,44). 
Echantillons in situ Echantillons après rinçage à l’eau claire
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% de Surface bioérodée × Profondeur du maximum d′abondance × Microdensité du substrat
Temps dexposition
 
 
Où          -    la profondeur du maximum d’abondance est exprimée en cm 
- la micro-densité du substrat est exprimée en g.cm-3 
- le temps d’exposition est exprimé en année 
 
2.5- Analyses statistiques 
 
Afin d’analyser les données mesurées (biologiques et environnementales) des tests 
statistiques ont été réalisés avec le logiciel R. Des boîtes de Tuckey (ou boîtes à moustaches) 
ont permis de représenter graphiquement la variabilité inter-site des variables biologiques 
étudiées. Une analyse de la normalité (Test Shapiro) suivi d’un test de l’homoscedasticité des 
variances (Batlett) a montré que seuls certains facteurs environnementaux (température, 
alcalinité totale, concentration en ions carbonate, bicarbonate et état de saturation de l’eau de 
mer en calcite et en aragonite) pouvaient être analysés par une ANOVA à 1 facteur suivi d’un 
test de Student-Newman-Keuls (SNK). Les autres paramètres ne suivaient pas une loi normale 
ou l’homoscedasticité n’était pas respectée. Ils ont donc été analysés à l’aide de tests non 
paramétriques. Le test de comparaison de moyenne de Kruskal – Wallis était le plus 
approprié, suivi d’une comparaison multiple de Wilcoxon. Ces analyses ont été effectuées 
pour une erreur α = 0,05.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
A B
C D
E
Figure 11. Photographies de divers filaments et de galeries (F) de microperforants (indiqués par les fléches) présents 
dans les coquilles de Callista chione et dans le squelette corallien de Porites lobata. A: Eugomontia sp, B: 
Phaeophila sp, C: Entocladia sp, D: Hyella sp, E: Mastigocoleus testarum, F: galeries de champignons perforants. 
A, B, C, D, E: photographies prisent au microscope optique. A, B et C: filaments observés après dissolution d'un 
éclat de coquille de Callista chione. D et E: filaments observés à partir de lames minces de Callista chione. A, B, C, 
D: barre d'échelle = 100µm. E: barre d'échelle = 10µm. F: photographie prise au microscope électronique à balayage 
d’une lame mince de Porites lobata, barre d’échelle = 10µm.
F
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III- Résultats 
 
3.1- Variabilité inter-site des paramètres environnementaux 
 
 Les paramètres « température » et « alcalinité totale » sont les seuls à ne pas varier 
significativement entre les trois sites pour la période étudiée (ANOVA à 1 facteur, 
température p = 0,91 ; alcalinité totale p = 0,74). La température moyenne pour les trois sites 
durant l’expérience était de 20,8 ± 3,6 °C. L’alcalinité totale moyenne était quant à elle de 
2573 ± 15 µmol.kg-1 pour les trois sites. Tous les autres paramètres environnementaux 
variaient, en revanche, de manière significative (SNK, Wilcoxon, p < 0,05) entre le site C et 
les sites S1 et S2. Les sites S1 et S2 présentaient des pH et pCO2 non significativement 
différents (Wilcoxon, pH p = 0,2 ; pCO2 p = 0,08). Il en était de même pour leur concentration 
en dioxyde de carbone, en carbone total (DIC ou Ct) ainsi que l’état de saturation de l’eau en 
aragonite (Wilcoxon, p > 0,05). Pour les sites S1 et S2, le pH moyen était donc de 7,34 
± 0,57, la pCO2 de 4596 ± 3872 µAtm et l’état de saturation de l’eau de mer en aragonite de 
1,21 ± 0,63 alors qu’au niveau du site C le pH était de 8,02 ± 0,03, la pCO2 de 477 ± 43 µAtm 
et l’état de saturation de l’eau de mer en aragonite de 3,57 ± 0,43. 
  
3.2- Descriptions des épilithes et de la communauté microperforante observée 
 
3.2.1- Description des organismes épilithes couvrant la surface des substrats 
 
Les coquilles et les blocs de corail du site C étaient recouverts d’épilithes composés 
principalement de turfs algaux et de rares serpulidés (polychètes avec tube calcaire) (Fig. 10). 
En observant ces substrats au microscope électronique à balayage, la présence de quelques 
bryozoaires et algues encroûtantes a également pu être notée à la surface des substrats (voir 
Annexe 3, photographies C et D). Au niveau des sites S1 et S2, les serpulidés étaient absents 
de la surface des substrats. Seuls des turfs algaux ont été observés (Fig. 10).  
 
3.2.2- Dissolution chimique et broutage 
 
Des traces importantes de dissolution chimique ont été observées au microscope 
électronique à balayage à la surface des substrats des sites S1 et S2 (voir Annexe 3, 
photographie B). Ces traces sont très comparables à celles décrites par Cutler (1995) (voir 
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Figure 12. Boîtes de Tuckey indiquant la variabilité de paramètres biologiques entre les trois sites C (pH = 8,02), 
S1 (pH = 7,24), S2 (pH = 7,44) dans les coquilles de Callista chione. A: Profondeur du maximum d’abondance des 
filaments des microperforants (Pma) en µm, B: Profondeur maximale de pénétration des filaments des 
microperforants (Pmp) en µm, C: Abondance des filaments des microperforants en %. (n = 180).
A
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C
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Fig. 11 et 12 de Cutler (1995)). La surface des substrats du site C présentait quant à elle de 
nombreuses marques de broutage comme celles décrites  par Wisshak et al. (2011) (voir Fig. 
10 de Wisshak et al. (2011)) et correspondant à des traces de radula de gastéropodes ou de 
chitons ainsi que de lanterne d’Aristote d’oursins.  
 
3.2.3- Diversité spécifique des microperforants  
 
Tous les substrats, coquilles et coraux, présentaient plusieurs chlorophycées 
perforantes Eugomontia sp., Entocladia sp. et Phaeophila sp. (Fig. 11A à C). Quelques 
cyanobactéries perforantes ont pu également être observées : Mastigocoleus testarum (Fig. 
11D) et Hyella sp. (Fig. 11E). Des observations réalisées au microscope électronique à 
balayage, à partir de lames minces de Porites lobata, ont mis en évidence la présence de 
galeries très fines (diamètre inférieur à 1-2 µm) avec parfois des ramifications à angle droit 
(Fig. 11F). Celles-ci sont assez caractéristiques des champignons perforants.   
 
 3.3- Distribution des filaments microperforants dans les substrats étudiés 
 
3.3.1- Profondeurs de pénétration 
 
La profondeur moyenne de pénétration du maximum d’abondance des filaments des 
microperforants (Pma) était de 42 ± 6 µm dans les coquilles du site C, alors qu’elle était de 28 
± 4 µm pour celles de S1 et de 29 ± 7 µm pour celles de S2 (Fig. 12A). Pour ce qui est de la 
profondeur maximale de pénétration des filaments perforants (Pmp) celle-ci était de 127 ± 7 
µm pour les coquilles du site C et de 46 ± 12 µm pour celles du site S1 et de 55 ± 21 µm pour 
celles du site S2 (Fig. 12B). Les deux types de profondeurs de pénétration des filaments 
perforants mesurées (Pma et Pmp) étaient significativement plus importantes dans les 
coquilles collectées sur le site C qu’au niveau des sites S1 et S2 (Wilcoxon, p < 0,05). Il n’y 
avait pas de différence significative de profondeurs de pénétration des filaments entre les 
coquilles des S1 et S2 (Wilcoxon, Pma p = 0,94, Pmp p = 0,61). Pour ces dernières, Pma était 
donc égale à 28,5 ± 6,5 µm et Pmp à 50,5 ± 16,5 µm.    
 
Les observations réalisées au microscope électronique à balayage des lames minces du 
corail Porites lobata ont montré que les filaments microperforants traversaient sur toute la 
A B C
Figure 13. Profils reconstitués à partir de photographies prises au microscope électronique à balayage de lames 
minces de Porites lobata pour chaque site d’étude. Les filaments microperforants (galeries indiqués aux deux extré-
mités par les flèches) traversent de part en part les substrats. A: site C (pH = 8,02), B: site S1 (pH = 7,24), C: site S2 
(pH = 7,44). Barre d’échelle = 10µm.
Surface
Fond
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hauteur étudiée du substrat et ce quel que soit le site d’étude (soit une profondeur maximale 
de pénétration des filaments de l’ordre de 4 mm, Fig. 13).  
3.3.2- Abondance des filaments microperforants  
 
 L’abondance des filaments était de 9,7 ± 1,2% pour les coquilles du site C alors 
qu’elle était de 2,6 ± 0,8% pour celles du S1 et de 3 ± 1% pour celles du site S2 (Fig. 12C). 
L’abondance des filaments perforants était significativement plus importante dans les 
substrats exposés au niveau du site C que ceux des deux autres sites (Wilcoxon, p < 0,05). Il 
n’y avait, cependant, pas de différence significative entre les sites S1 et S2 (Wilcoxon, p = 
0,31). L’abondance des filaments perforants était donc en moyenne de 2,8 ± 0,9% pour les 
coquilles des sites S1 et S2. 
 
3.4- Surface bioérodée par la microflore perforante  
 
Le pourcentage de surface bioérodée des coquilles du site C était de 26,9 ± 10,4% 
alors que celui des substrats des sites S1 et S2 était respectivement de 7,1 ± 5,5% et 10,4 ± 
8,5% (Fig. 14A). La surface des coquilles du site C présentait un pourcentage de surface 
bioérodée par les microperforants significativement plus élevé que celle des coquilles des 
deux autres sites (Wilcoxon, p < 0,05). Le pourcentage de surface bioérodée des coquilles des 
sites S1 et S2 n’était pas significativement différent (Wilcoxon, p = 0,056). La surface 
bioérodée des coquilles des sites S1 et S2 était donc en moyenne de 7,8 ± 7%.  
 
3.5- Taux de bioérosion ou de dissolution biogénique 
 
Les coquilles du site C présentaient un taux de bioérosion de 8,5 ± 3,3 g de CaCO3.m-
2.a-1 alors qu’il était respectivement de 1,5 ± 1,2 g de CaCO3.m-2.a-1 et de 2,5 ± 2,3 g de 
CaCO3.m-2.a-1 pour les coquilles des sites S1 et S2 (Fig. 14B). Aussi, comme pour les 
variables biologiques présentées précédemment, les taux de bioérosion étaient 
significativement plus importants dans les coquilles du site C que celles des deux autres sites 
(Wilcoxon, p < 0,05). Il n’y avait pas de différence significative entre les sites S1 et S2 
(Wilcoxon, p = 0,08). Pour les coquilles des sites S1 et S2 le taux de bioérosion était donc en 
moyenne de 2 ± 1,7 g de CaCO3.m-2.a-1.  
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Figure 14. Boîtes de Tuckey indiquant la variabilité entre les sites (C (pH = 8,02), S1 (pH = 7,24), S2 (pH = 7,44)) 
de la surface bioérodée en % par les microperforants (A) et de leurs taux de bioérosion en g de CaCO3.m-2. a-1 (B) 
des coquilles de Callista chione. (n = 90).
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IV- Discussion 
 
 Afin d’étudier l’impact de l’acidification de l’eau de mer sur la microflore perforante 
de substrats calcaires, des blocs coralliens (Porites lobata) et des coquilles (Callista chione), 
ont été exposés à trois pH différents en Méditerranée et ce durant six mois. Plusieurs 
paramètres biologiques ont alors été mesurés sur les substrats des différents sites d’étude dans 
le but de mettre en évidence cet impact : diversité des microperforants, profondeurs de 
pénétration de leurs filaments, abondance des filaments dans le substrat, surface bioérodée et 
taux de dissolution biogénique induit par ces microbioérodeurs.   
 
4.1- Epilithes et communautés microperforantes 
 
Les communautés épilithes observées sur les substrats étudiés ici sont comparables à 
celles décrites sur des algues calcifiantes et des macroalgues à Ischia (Hall-Spencer et al. 
2008, Martin et al. 2008, Hall-Spencer and Rodolpho-Metalpa 2009). Les substrats calcaires 
de cette étude provenant de Nouvelle – Calédonie (Porites lobata) et de Mer du Nord 
(Callista chione) ont donc été colonisés de la même manière que les organismes et les 
substrats présents naturellement à Ischia.  
 
Les communautés microperforantes présentes dans les substrats étudiés étaient 
caractéristiques d’assemblages « immatures », et ce malgré les six mois d’exposition. En 
effet, il est normalement possible d’observer des espèces de communautés dites « matures » 
(telle qu’Ostreobium quekettii, Plectonema terebrans (Gektidis 1999)) au bout de six mois 
d’exposition à la colonisation. Les espèces décrites dans cette étude (Eugomontia sp., 
Entocladia sp., Phaeophila sp., Mastigocoleus testarum, Hyella sp.) sont des espèces dites 
pionnières dans la colonisation de nouveaux substrats (Chazottes et al. 1995, Gektidis 1999, 
Tribollet 2008b). Aux Açores (Atlantique), Wisshak et al. (2011) ont observé des espèces 
similaires à celles décrites dans la présente étude et sur le même type de substrat, à savoir des 
coquilles de Callista chione. Cependant la communauté de microperforants décrite au bout de 
trois mois par ces auteurs était bien plus diversifiée que celle de la présente étude au bout de 
six mois d’exposition à la colonisation par les microperforants. Wisshak et al. (2011) ont, en 
effet, décrit cinq espèces de cyanobactéries et quatre espèces de chlorophycées contre deux et 
trois respectivement pour cette étude. De plus, Wisshak et al. (2011) ont montré la présence 
d’espèces appartenant aux communautés dites « matures » telle que O. quekettii. Sous les 
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tropiques, Mao Che et al. (1996) ont trouvé dans des coquilles d’huîtres perlières (Pinctada 
margaritifera var. cumingii Linné 1758) les mêmes espèces pionnières que celles décrites ici 
mais, comme pour Wisshak et al. (2011), la diversité spécifique des communautés était bien 
plus importante que dans les substrats étudiés à Ischia. Dans divers substrats récifaux (coraux, 
coquilles, etc), Gektidis (1999) avaient également décrit une communauté plus diversifiée 
après six mois d’exposition que celle décrite dans cette étude mais également des filaments de 
communautés dites « mature » . 
 
Plusieurs raisons peuvent être avancées pour expliquer les différences de communauté 
de microperforants observées au cours de cette étude et dans la littérature. Tout d’abord, les 
traces de broutage (qui traduisent une pression de broutage) constatées à la surface des 
substrats du site C ont pu influencer les microperforants. En effet, Chazottes et al. (1995) et 
Tribollet and Golubic (2005) ont montré, lors d’expériences réalisées respectivement sur les 
récifs coralliens de Polynésie française et au niveau de la Grande Barrière de corail, qu’il 
existait une corrélation entre broutage et microbioérodeurs. Ces deux études ont démontré que 
lorsque la pression de broutage augmente, la bioérosion des microperforants diminue. En se 
nourrissant du tapis de turfs algaux à la surface des substrats et des endolithes, les brouteurs 
retirent alors une partie de leur surface. La surface du substrat a donc continuellement été 
remaniée par les brouteurs et celle-ci s’est comportée alors comme une surface vierge à 
coloniser (Tribollet 2008a). Comme il a été expliqué plus haut la dynamique d’infestation des 
substrats par les microbioérodeurs démarre par l’installation d’une communauté « immature » 
qui sera normalement suivie après quelques mois par l’installation des espèces des 
communautés « matures » (Chazottes et al. 1995, Le Campion-Alsumard et al. 1995, Gektidis 
1999, Tribollet and Golubic 2005, Tribollet 2008b). La pression de broutage alors exercée au 
niveau du site C a remanié la surface des substrats et a permis aux espèces pionnières 
seulement (qui appartiennent à une communauté « immature ») de s’installer tout en 
ralentissant l’installation des espèces des communautés « matures ». Wisshak et al. (2011) ont 
également constaté des traces de broutage à la surface de leurs substrats. Cependant les 
substrats de l’étude de Wisshak et al. (2011) étaient recouverts d’épilithes calcifiants tel que 
des bryozoaires, des foraminifères et des bivalves qui ont fortement limité la pression de 
broutage et donc le remaniement de la surface des substrats.  
 
Enfin les substrats de cette étude et ceux de la littérature n’étaient pas les mêmes 
(coquilles de Callista chione et coraux pour cette étude, coquilles d’huîtres pour celle de Mao 
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Che et al. (1996)) et n’avaient pas subi les mêmes conditions d’exposition (Ischia pour cette 
étude, Açores pour celle de Wisshak et al. (2011) et Polynésie pour celle de Mao Che et al. 
(1996)). Les différences de structure entre les substrats comparés ainsi que les différences de 
conditions d’exposition peuvent expliquer les différences d’infestation des substrats par les 
microperforants (Vogel et al. 2000) et donc les différences de diversité spécifique observées.  
 
4.2- Distribution des filaments microperforants 
 
 Les filaments microperforants ont peu pénétré les substrats coquillés du site C. En 
effet, les profondeurs du maximum d’abondance (Pma) des filaments perforants étaient de 42 
± 6 µm et les profondeurs maximales de pénétration (Pmp) étaient de 127 ± 7 µm pour les 
coquilles du site C. Mao Che et al. (1996) ont montré pour des huîtres perlières (en Polynésie) 
que les filaments de microperforants pénétraient juste sous la surface (entre 25 et 70 µm de 
profondeur de pénétration selon l’espèce microperforante considérée) et que seules les 
espèces appartenant aux communautés dites « matures », telles qu’Ostreobium quekettii, 
pouvaient pénétrer à plus d’un millimètre de profondeur dans ces substrats coquillés. Les 
valeurs de profondeurs de pénétration (Pma et Pmp) des microperforants obtenues dans les 
substrats coquillés durant cette étude étaient largement inférieures à celles observées dans des 
substrats coralliens. Tribollet et al. (2009) ont mesuré (à Hawaii) des profondeurs de 
maximum d’abondance (Pma) des filaments perforants de 490 µm et des profondeurs 
maximales de pénétration (Pmp) des filaments de 1,92 mm dans des blocs coralliens après 6 
mois d’exposition à la colonisation par les microperforants. En revanche, les valeurs 
minimales de profondeur maximale de pénétration des filaments des perforants obtenues dans 
Porites lobata sont plus élevées comparées aux données de la littérature citées précédemment 
(environ 4 mm dans la présente étude).  
 
Les différences de profondeur de pénétration (Pma et Pmp) des filaments 
microperforants entre les substrats coralliens et coquillés peuvent s’expliquer d’abord par les 
différences de structure (Vogel et al. 2000) existant entre ces deux substrats aragonitiques. 
Les microperforants utilisent la porosité importante des coraux (de l’ordre de 53% pour 
Porites lobata) pour se développer dans le substrat. Cette porosité permet à la lumière de 
pénétrer plus profondément dans le substrat et donc permet aux microbioérodeurs 
phototrophes d’atteindre une profondeur de compensation (photosynthèse = respiration) plus 
importante dans les coraux que dans les coquilles qui, elles, ne sont pas poreuses. Ces 
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différences peuvent s’expliquer également par les différences de conditions d’exposition (par 
exemple, l’irradiance est plus élevée sous les tropiques (étude de Mao Che et al. (1996)) que 
qu’en Méditerranée (présente étude).  
 
4.3- Activité bioérosive des microperforants 
 
 Le pourcentage de surface bioérodée des substrats coquillés du site C après six mois 
d’exposition (26,9 ± 10,4%) était proche de ceux observés par Mao Che et al. (1996) sur des 
huîtres perlières et par Tribollet et al. (2009) sur des blocs coralliens après six mois 
d’exposition à la colonisation par les microperforants. En revanche, le taux de bioérosion 
mesuré pour les coquilles du site C (8,5 ± 3,3 g de CaCO3.m-2.a-1) est faible comparé à ceux 
estimés dans d’autres coquilles de mollusque étudiées en milieu tropical (Vogel et al. 2000, 
Carreiro-Silva et al. 2005). Carreiro-Silva et al. (2005) ont, par exemple, déterminé pour la 
coquille du gastéropode Strombus sp., un taux de bioérosion de 46 g de CaCO3.m-2.a-1 après 
49 jours seulement d’exposition à la colonisation par les microperforants. Vogel et al. (2000) 
ont trouvé des valeurs de taux de bioérosion de l’ordre de 30 g de CaCO3.m-2.a-1 pour des 
coquilles de bénitier du genre Tridacna après cinq mois d’exposition à la microflore 
perforante. De même, le taux de microbioérosion des coquilles du site « contrôle » était très 
inférieur à ceux qui ont pu être mesuré dans des coraux morts (Chazottes et al. 1995, Tribollet 
2008b). Tribollet (2008b) a obtenu des taux de microbioérosion de plus de 130 g de CaCO3.m-
2.a-1 dans des blocs de Porites lobata exposés durant un an à la colonisation en milieu côtier. 
Dans le même substrat, Chazottes et al. (1995) ont mesuré un taux de microbioérosion de 200 
g de CaCO3.m-2.a-1 après six mois d’exposition aux microperforants.  
 
De même que pour les profondeurs de pénétration des filaments perforants (Pma et 
Pmp) la différence des taux de bioérosion existant avec les données rapportées dans la 
littérature pourraient d’abord s’expliquer par des différences existant entre les substrats 
utilisées (en terme de structure, de porosité et de densité) (Vogel et al. 2000). Les taux 
importants de bioérosion obtenus par Tribollet (2008b) et par Chazottes et al. (1995) dans des 
coraux sont le fait de la forte porosité de ces derniers (comme détaillé plus haut) qui permet 
aux filaments des microperforants de descendre à une profondeur de compensation plus 
importante que dans des substrats non poreux (coquilles). Les différences de taux de 
bioérosion notées entre les trois types de substrats coquilliers cités plus haut proviendraient 
des différences existants entre les densités de ces coquilles (Perry 1998). Alors que la densité 
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de la coquille de Strombus sp. est de 1 g.cm-3 (Lescinsky and Hoedt 2008) et celle des 
coquilles de Tridacna sp. est de 2,75 g.cm-3 (Bonham 1965) la plus forte densité des coquilles 
de Callista chione qui est de 3,75 g.cm-3 (Wisshak et al. 2011) pourrait limiter sa dissolution 
biogénique par les microperforants. Comme pour la distribution des microperforants, les 
conditions d’exposition des substrats à la colonisation par la microflore perforante (durée 
d’exposition, site géographique) peuvent également influencer le taux de microbioérosion. 
Enfin, la technique d’estimation du taux de bioérosion et plus précisément de la surface 
bioérodée par la microflore perforante n’est pas la même d’une équipe de recherche à une 
autre. Par exemple, Carreiro-Silva et al. (2005) et Vogel et al. (2000) ont estimé la surface 
bioérodée de leur substrat à partir d’une « clé » préétablie de pourcentage de surface 
bioérodée connus. Des photographies de la surface d’un échantillon sont prises, au hasard, au 
microscope électronique à balayage. Le pourcentage de surface bioérodée par les 
microperforants est mesuré précisément grâce au traitement d’image. Pour une photographie 
est alors établi un pourcentage de surface bioérodée précis. Afin d’obtenir le pourcentage de 
surface bioérodée pour les autres échantillons seules des photographies de la surface des 
échantillons sont prises au MEB et directement comparées à cette « clé ».  
 
4.4- Effet de l’acidification sur la microflore perforante de substrats aragonitiques 
 
 Pour Porites lobata l’absence de différence de profondeur de pénétration des filaments 
de microperforants entre les sites S1, S2 et le site C (observation au microscope électronique à 
balayage (MEB)) ne permet pas de conclure à une tendance quelconque. L’inclusion des blocs 
dans une résine de fixation a géné la préparation des échantillons, la partie inférieure des 
blocs a donc été retirée avant la réalisation de lames minces pour le MEB. La hauteur du 
substrat utilisée pour les mesures de profondeur de pénétration des filaments perforants était 
en effet de seulement 4 mm. Dans des études précédentes il a été rapporté dans des coraux 
(expérience en aquarium) des valeurs de profondeur maximale de pénétration des filaments de 
microperforant de plus de 4 mm après neuf mois d’exposition à la colonisation par les 
microperforants (et pour un pH de 8,2) (Tribollet et al. 2009). La hauteur des blocs coralliens 
utilisées pour la réalisation des lames minces (pour les observations au MEB) n’était donc pas 
suffisante pour permettre de distinguer une éventuelle différence de profondeur de pénétration 
des filaments perforants entre les sites. 
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 L’absence de communautés de microperforants dites « matures » au niveau des sites 
S1 et S2 peut s’expliquer par un phénomène de dissolution chimique. L’état de saturation de 
l’eau de mer en aragonite (Ωarag) était en moyenne de 1,21 ± 0,63 pour les sites S1 et S2. 
Cependant, plusieurs fois durant l’expérience cet état de saturation était inférieur à 1 voire 
proche de 0 (Annexe 2). Des valeurs inférieures à 1 pour Ωarag (traduisant une sous-saturation 
de l’eau de mer en aragonite) provoquent une dissolution chimique des substrats aragonitiques 
qui y sont exposés (Doney et al. 2009). Tout comme la pression de broutage qui a été exercée 
au niveau du site C, la dissolution chimique provoquée par la sous-saturation de l’eau mer en 
aragonite au niveau des sites S1 et S2 a continuellement remanié la surface des substrats de 
cette étude. Ce phénomène a permis aux espèces pionnières de continuer à coloniser le 
substrat mais a empêché l’installation d’une communauté de microperforants dite « mature ». 
De même, la sous-saturation de l’eau de mer en aragonite au niveau des sites S1 et S2 a 
empêché l’installation d’espèces épilithes calcifiantes sur les substrats de cette étude. A 
Ischia, Martin et al. (2008) ont montré que le pourcentage de recouvrement des macroalgues 
par des épilithes corallines passait de 18 ± 22 % pour des Ωarag de 3,74 ± 0,17 à 0% pour des 
Ωarag de 1,89 ± 1,22.   
 
Il est possible de penser que l’acidification, en fragilisant le substrat, aurait stimulait le 
développement en profondeur des microperforants. La fragilisation aurait pu faciliter la 
croissance en profondeur des microperforants, ce qui n’a pas été le cas ici. L’acidification au 
niveau des sites S1 et S2 était telle que l’état de saturation en aragonite de l’eau de mer était 
inférieur à 1 plusieurs fois durant l’expérience (Annexe 2) et a surtout permis la dissolution de 
la surface des substrats. Cette dissolution a empêché l’installation des microperforants 
« matures » et a donc réduit la microbioérosion (comme détaillé plus haut). 
 
 D’après les résultats de cette expérience avec les coquilles de Callista chione, 
l’acidification conduit à une diminution significative des paramètres biologiques qui ont été 
mesurés (profondeur de pénétration des filaments de microperforants (Pma, Pmp), abondance 
des filaments perforants, surface bioérodée par ceux-ci et taux de bioérosion). Ces résultats 
sont en contradiction avec ceux obtenus par Tribollet et al. (2009) en conditions contrôlées 
avec des blocs coralliens de Porites lobata (voir tableau comparatif Annexe 4). Ces auteurs 
ont montré une augmentation de l’activité bioérosive des microperforants et plus exactement 
d’Ostreobium quekettii pour une forte pCO2 (750 ppm prédits pour la fin du siècle, (IPCC 
2007)). Plusieurs raisons peuvent expliquer en partie la divergence des deux études. Tout 
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d’abord, comme nous l’avons dit plus haut, la microbioérosion dépend du substrat et du 
milieu d’exposition (Vogel et al. 2000). L’absence de porosité dans les coquilles a limité en 
sub-surface le développement des microperforants (moins de 150 µm de profondeur de 
pénétration des filaments perforants dans Callista chione). La présente expérience a été 
réalisée en milieu naturel sans qu’aucune condition environnementale ne puisse être 
contrôlée. Des épisodes de dissolution chimique au niveau de sites S1 et S2 ont perturbé 
l’installation de la communauté des microperforants comme nous l’avons détaillé plus haut. 
Ensuite, les pH d’exposition des substrats des sites S1 et S2 étaient plus faibles que ceux 
utilisés par Tribollet et al. (2009) (en moyenne 7,34 pour S1 et S2 contre 7,9 pour l’aquarium 
« acide » de Tribollet et al. (2009)). Les microperforants n’ont donc pas subi le même stress 
environnemental au cours des deux études. De plus, la durée d’exposition à l’acidification des 
substrats de cette étude était de six mois, contre trois mois pour l’étude de Tribollet et al. 
(2009). Enfin la colonisation par la microflore perforante des blocs de l’expérience de 
Tribollet et al. (2009) a été réalisée à pH normal (8,2 ± 0,007) et pCO2 ambiante dans la baie 
de Kaneohe à Hawaii durant six mois alors que la colonisation des substrats étudiés ici s’est 
produite in situ sur des sites présentant un pH très faible (7,34 ± 0,57) et un état de saturation 
de l’eau de mer en aragonite de 1,21 ± 0,63.   
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V- Conclusion et perspectives 
 
 Cette étude est la première réalisée en milieu naturel, sur une période de six mois et 
dans le but de mettre en évidence l’impact de l’acidification sur la microflore perforante des 
substrats aragonitiques. Celle-ci a montré, tout d’abord, que la communauté de 
microperforants présente dans les substrats (quel que soit le site) n’en était qu’au stade 
« immature ». Cette expérience a réaffirmé, d’une part que la bioérosion dépendait des 
substrats et de leur structure propre et d’autre part que les microperforants pénétraient moins 
facilement dans des substrats coquillés que dans des coraux. Cette étude a également permis 
d’acquérir de toutes premières données d’activité bioérosive au niveau d’un site 
Méditerrannéen et sur des coquilles de Callista chione. En effet, aucune donnée n’existe sur 
les taux de bioérosion en Méditerranée ou sur des coquilles de C. chione.  
 
Cette expérience tend à montrer que l’activité bioérosive de la microflore perforante 
des substrats de Callista chione était ralentie lors d’une exposition à des pH faibles (sites S1 
et S2, pH = 7,34 ± 0,57). A l’inverse, l’étude de Tribollet et al. (2009) a démontré pour des 
substrats coralliens qu’une exposition pH de 7,9 ± 0,03 stimulait la croissance de 
chlorophycées perforantes et donc du taux de microbioérosion. Cette opposition entre les deux 
études (celle-ci et celle de Tribollet et al. (2009)) pourrait amener à l’hypothèse qu’il 
existerait un pH seuil à partir duquel la microbioérosion des substrats aragonitiques serait 
réduite. L’acidification aurait donc un impact négatif sur la microflore perforante à partir d’un 
certain pH seuil. L’impact négatif de l’acidification serait alors indirect. En effet, le 
remaniement de la surface des substrats dû à leur dissolution chimique empêcherait d’abord 
l’installation d’une communauté de microperforants dite « mature » et reduirait l’activité 
bioérosive des microperforants.  
 
Afin de mieux appréhender cet éventuel seuil il serait intéressant de reproduire cette 
expérience en utilisant un gradient de pH plus large allant de 8,1 à 7 en passant par des 
palliers de 0,1 à 0,2 unité pH. Par ailleurs, L’instabilité des résurgences de CO2 a provoqué 
plusieurs épisodes de dissolution chimique au niveau des sites S1 et S2 qui ont sans doute 
perturbé les microperforants. Il serait donc intéressant, pour des études futures, de suivre la 
dynamique temporelle d’installation des microperforants dans les substrats au cours d’une 
expérience plus longue (au moins 1 an). Il serait également intéressant de mettre en œuvre une 
expérience où la colonisation des substrats par les microperforants se ferait à pH = 8,1 
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pendant au moins six mois. Ces mêmes substrats seraient ensuite exposés à des pH plus 
faibles. Ce mode d’exposition des substrats à la colonisation par les microperforants 
permettrait le développement de communautés matures avant une exposition à des pH faibles. 
Ceci permettrait de mettre en évidence leur réponse à l’acidification en milieu naturel et leur 
contribution à la microbioérosion dans ce nouveau contexte. Enfin, une étude réalisée avec 
des blocs coralliens de plus grande dimension et fixés à l’aide de vis au substrat benthique 
permettrait d’éliminer les problèmes méthodologiques qui ont été rencontrés dans la présente 
étude et principalement liés à l’utilisation de résine de fixation.   
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Annexe 1 
 
Tableau des paramètres environnementaux mesurés par Rodolpho-Metalpa et al. (2011) en 2008 au niveau 
de chaque site : température (T, °C), pH, alcalinité totale (AT, µmol.kg-1), pression partielle en CO2 (pCO2, 
µAtm), concentration en dioxyde de carbone (CO2, µmol.kg-1), en carbonate (CO32-, µmol.kg-1), en 
bicarbonate (HCO3-, µmol.kg-1), et en carbone total (CT, µmol.kg-1), saturation en calcite (Ωc) et saturation 
en aragonite (Ωa). (D’après Rodolpho-Metalpa et al. (2011)) 

Annexe 2 
 
Tableau des paramètres environnementaux mesurés par Rodolpho-Metalpa et al. (2011) en 2009 au niveau 
de chaque site : température (T, °C), pH, alcalinité totale (AT, µmol.kg-1), pression partielle en CO2 (pCO2, 
µAtm), concentration en dioxyde de carbone (CO2, µmol.kg-1), en carbonate (CO32-, µmol.kg-1), en 
bicarbonate (HCO3-, µmol.kg-1), et en carbone total (CT, µmol.kg-1), saturation en calcite (Ωc) et saturation 
en aragonite (Ωa). (D’après Rodolpho-Metalpa et al. (2011)) 
 
 
 
 
 
 
Photographies prises au microscope électronique à balayage illustrant l’effet “patch” de la bioérosion sur Porites lobata (A, 
barre d’échelle = 100 µm), la dissolution chimique sur Callista chione au niveau des sites S1 et S2 (B, barre d’échelle = 
20µm), la présence d’algues encroûtantes (C, barre d’échelle = 100µm) et de bryozoaires  (D, barre d’éhcelle = 100µm) au 
niveau du site C sur Callista chione. 
 
 
Annexe 3
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C D
Annexe 4 
 
 
Tableau comparatif de l’étude de Tribollet et al. (2009) et de la présente étude des conditions d’exposition 
(pH, pression partielle en dioxyde de carbone (pCO2 en ppm)) de la microflore perforante dans les substrats 
et des principaux résultats (profondeur du maximum d’abondance des filaments de microperforants (Pma en 
µm), profondeur maximale de pénétration des filaments perforants (Pmp en µm), surface bioérodée des 
substrats par la microflore perforante (%) et taux de bioérosion des microperforants (g de CaCO3.m-2.a-1). 
 
 
 
 
a statistiquement différent de C  
 Tribollet et al. (2009) Ce travail 
Substrats Porites lobata Callista chione 
Conditions C « test » C S1 S2 
pH 8,2 ± 0 7,9 ± 0 8,02 ± 0,03 7,24 ± 0,35 7,44 ± 0,8 
pCO2 
(ppm) 436 ± 90 758 ± 111
 477 ± 43 5574  ± 4485 3619 ± 3259 
Pma 
(µm) 100 ± 50 100 ± 60 42 ± 6 28 ± 4
a 29 ± 7a 
Pmp 
(µm) 4170 ± 730 4910 ± 670
a 127 ± 7 46 ± 12a 55 ± 21a 
Surface bioérodée 
(%) 26,8 ± 6 26,7 ± 6 26,9 ± 10,4 7,1 ± 5,5
a 10,4 ± 8,5a 
Taux de bioérosion 
(g CaCO3.m-2.a-1) 
310 460 8,5 ± 3,3 1,5 ± 1,2a 2,5 ± 2,3a 
Julie GRANGE 
Student internship report of Master of Sciences of Universe, Environment, Ecology degree 2 
 speciality Oceanography and Marine Environment – UPMC - 2012 
« Effect of in situ acidification on the boring microflora of aragonitic substrates » 
 
Keywords : acidification, boring microflora, bioerosion, aragonitic substrates, Ischia 
 
Abstract 
 
Up to now, the impact of acidification on the boring microflora of calcifying organisms has only been 
addressed by Tribollet et al. (2009), in a short-term laboratory experiment. The study by Tribollet et al. 
(2009) is the first to show an accelerated weathering of limestone substrates by boring microflora when 
exposed to high partial pressure of carbon dioxide (750 ppm). The present study aims to investigate the 
impact of acidification on the microflora of two aragonitic substrates in volcanic carbon dioxide vents in 
Ischia in Italy. Three sites were selected along a gradient of pH and other environmental data (reported by 
Rodolpho-Metalpa et al. (2011)): a control site (C; pH = 8.02, close to current seawater pH), a S1 site (pH = 
7.24) and a S2 site (pH = 7.44). To highlight the impact of ocean acidification on these micro-organimes, 
their species diversity was determined and several biological parameters were measured. These data were 
obtained through the realization of thin sections, which were observed under an optical microscope, and 
selected observations made with scanning electron microscopy. The results of this study are contradictory to 
the reference study. Indeed, for low pH rate of carbonate dissolution seems slow. To explain the opposition 
of the two main studies we hypothesize that there is a pH threshold at which bioerosion by boring microflora 
is slowed. A study on a pH gradient ranging from 8.1 to 7 with increments of 0.1 or 0.2 pH units would help 
to better understand the influence of ocean acidification on boring microflora. . 
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Résumé  
 
L’impact de l’acidification sur les microperforants des organismes calcifiants n’a été abordé pour le moment 
que par Tribollet et al. (2009) lors d’une expérience réalisée à court terme et en aquarium. Cette étude a 
montré une accélération de l’altération des substrats calcaires par la microflore perforante lors d’une 
exposition à une forte pression partielle en dioxyde de carbone (750 ppm). L’étude présentée ici a pour 
objectif d’étudier l’impact de l’acidification sur la microflore perforante de deux substrats aragonitiques en 
milieu naturel, au niveau de résurgences de CO2 à Ischia en Italie. Trois sites ont été sélectionnés selon un 
gradient de pH et en se basant sur les données environnementales (de ces même sites) de 2008 rapportées 
par Rodolpho-Metalpa et al. (2011) : un site contrôle (C) (pH = 8,02, proche du pH océanique actuel), un 
site S1 (pH = 7,24) et un site S2 (pH = 7,44). Afin de mettre en évidence l’impact de l’acidification de l’eau 
de mer sur ces micro-organimes, plusieurs paramètres biologiques ont été mesurés et leur diversité 
spécifique a été déterminée. Ces données ont été obtenues grâce à la réalisation de lames minces qui ont été 
observées au microscope optique et à des observations faites au microscope électronique à balayage. Les 
résultats de cette étude vont dans le sens contraire de l’étude de référence. En effet, pour des pH faibles 
l’activité bioérosive semble ralentie. Pour expliquer l’opposition des deux études une des principales 
hypothèses est qu’il existe un seuil de pH à partir duquel la microbioérosion est ralentie. Une étude réalisée 
selon un gradient de pH allant de 8,1 à 7 passants par des paliers de 0,1 ou 0,2 unité pH permettrait de mieux 
appréhender les résultats des deux études et ainsi d’aller plus loin dans les conclusions.  
